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RESUMEN 
 
Argopecten nucleus es un pectínido del Caribe que actualmente está siendo cultivado a escala 
piloto a partir de juveniles producidos en laboratorio.  Aunque esta especie tiene rápido 
crecimiento, el tamaño y peso final de sus partes blandas son relativamente bajos.  Con el fin de 
contribuir a evaluar la factibilidad de la utilización de la triploidía como herramienta de 
mejoramiento genético en esta especie, se evaluó el efecto de tres métodos de inducción a la 
triploidía sobre la producción de larvas triploides, la supervivencia, desarrollo y crecimiento de 
larvas y postlarvas.  Se probaron 3 diferentes técnicas de inhibición de la expulsión del segundo 
cuerpo polar: 1) choques térmicos, 18ºC por 10 min; 2) 6 dimetilaminopurina (6-DMAP), 300 
µM L-1 por 15 min y 3) citocalasina B (CB), 1 mg L-1 + dimetilsulfóxido (DMSO) al 1% por 15 
min, enjuagando con DMSO al 0,1% por 20 min.  Se tuvo un grupo control del CB adicionando 
solo DMSO y otro grupo control general con cigotos no tratados.  Se obtuvieron larvas 
triploides en los tres tratamientos probados pero no en los controles.  Los mayores porcentajes 
de larvas triploides se presentaron en los cigotos tratados con 6DMAP (39%) y los menores, 
aplicando el choque térmico (14%).  La supervivencia y desarrollo fue menor en las larvas 
tratadas  que en las no tratadas, siendo especialmente bajos en el tratamiento de CB, el cual no 
logró culminar su desarrollo larval.  No se encontró una influencia significativa de los 
tratamientos de inducción a la triploidía sobre el crecimiento de las larvas (110 y 216 µm) ni el 
porcentaje de postlarvas recuperadas (0,3 y 2,7%), pero el crecimiento de las postlarvas fue 
mayor en los tratamientos de 18°C y control DMSO, aparentemente más debido a un efecto 
densodependiente que al inductor aplicado.  Luego, la producción de larvas triploides de A. 
nucleus es factible mediante la inhibición química o física de la expulsión del segundo cuerpo 
polar, sin embargo esta manipulación ocasiona una disminución en la supervivencia larvaria y 
las larvas y postlarvas inducidas no mostraron una ventaja en el crecimiento y/o  supervivencia 
en comparación con las no inducidas. 
 
Palabras clave: Triploidía, bivalvos, 6-DMAP, citocalasina B, choque térmico, supervivencia, 
crecimiento, desarrollo, ploidía, scallops. 
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1. PLANTEAMIENTO DEL PROBLEMA 
 
El pectínido del Caribe Argopecten nucleus es una especie de bivalvo de interés comercial cuyo 
paquete tecnológico de producción de semilla y adultos ya está disponible en Colombia 
(Velasco, 2008b).  Desde el año 2010, la Universidad del Magdalena y un grupo de pescadores 
artesanales de Taganga se encuentran produciendo esta especie por acuicultura.  Mientras la 
primera entidad produce la semilla, la segunda se encarga de su cultivo en el mar y su 
comercialización en el mercado local (Velasco, 2013). 
 
Esta especie tiene ventajas para la acuicultura, como sus altos valores de tasa reproductiva 
(desova cada 15 días, 1,8x106 ovocitos/animal) (Velasco et al., 2007) y rápido crecimiento 
(talla comercial en 10 meses de vida) (Velasco, 2008b).  No obstante, su tamaño (40 mm), peso 
húmedo total y de sus partes blandas (23 y 8 g, respectivamente) son relativamente bajos 
(Velasco, 2012).  Esto hace que tenga un menor precio en el mercado, en torno a (COP$500 por 
unidad), comparado con otras especies de pectínidos importados que doblan su tamaño 
(COP$1600 por unidad).  Para promover su cultivo a mayor escala, sería conveniente producir 
pectínidos de mayor talla y peso.  Para lograr esto existen diferentes métodos de mejoramiento 
genético que son empleados para aumentar la producción de especies cultivadas.  Entre los 
métodos más utilizados en individuos acuáticos están: la hibridación, selección artificial y 
triploidía. 
 
La hibridación consiste en el cruzamiento entre poblaciones genéticamente diferentes o entre 
líneas endogámicas, lo cual provoca un incremento de la heterocigosidad (Wilkins, 1981; 
Mitton y Grant, 1984; Beaumont y Hoare, 2003) y la aparición de los efectos de heterosis 
(vigor hibrido), la que se define como un aumento en el rendimiento productivo de los híbridos 
resultantes respecto del promedio de las líneas puras (Beck y Bigger, 1982; Dunham et al., 
2001).  Aunque esta técnica ha sido ampliamente probada y usada en muchas especies 
comerciales en la acuicultura, como carpas, bagres, tilapias, truchas, camarones, doradas, ostras 
y salmones, entre otras (Beck y Bigger, 1982; Dunham et al., 2001), no es siempre una solución 
para superar los bajos rendimientos en el cultivo, encontrándose que raramente los híbridos 
tienen un mayor rendimiento que la mejor línea parental (Gjedrem y Baransky, 2009).  
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Además, este método puede tener riesgos ecológicos por la introgresión de genes en 
poblaciones nativas cuando se usa una especie o variedad introducida, y no siempre se traduce 
en heterosis positiva para caracteres importantes en la productividad (Pérez y Kent, 1998).  En 
Colombia no se conocen estudios de genética de poblaciones de A. nucleus, no se tienen linajes 
definidos, ni hay otras especies del mismo género en el Caribe colombiano.  Una posibilidad 
sería la introducción de una especie del pacífico o del hemisferio norte, pero esto no está 
permitido por las regulaciones a la introducción de especies en Colombia. 
 
La selección artificial consiste en escoger un grupo de ejemplares o familias con características 
fenotípicas deseables para cruzarlos entre sí (Falconer y Mackay, 2006).  Es una técnica que ha 
sido ampliamente aplicada para la mejora genética de plantas y animales de granja con el fin de 
aumentar el rendimiento, la tasa de supervivencia y la producción (Zhang et al., 2008).  Aunque 
es una herramienta poderosa para generar cambios permanentes en caracteres de las 
poblaciones, solo es efectiva cuando la heredabilidad, o variabilidad genética aditiva del 
carácter de interés, es alta y no hay correlaciones genéticas perjudiciales con otros caracteres de 
interés (Falconer y Mackay, 2006).  Actualmente la Universidad del Magdalena adelanta un 
estudio para determinar la viabilidad del uso de esta herramienta para el mejoramiento de los 
caracteres asociados a la producción en A. nucleus (Velasco, 2013). 
 
La triploidía se basa en la inducción a la formación de individuos que posean tres juegos de 
cromosomas en las células somáticas, siendo la condición normal la diploidía (Arai, 2000).  La 
gran ventaja de la triploidía radica en que los individuos son total o parcialmente estériles, 
habitualmente con ausencia de desarrollo de gónada, por lo que normalmente alcanzan un 
mayor peso y tamaño corporal que los diploides a edades y condiciones de cultivo similares 
(Beaumont y Fairbrother, 1991) dado que no derivan energía a la formación de gónada y 
gametos (Allen y Downing, 1986).  Las mejoras de los caracteres productivos obtenidas con 
este método no son permanentes, es decir, no se trasmiten a la descendencia, por lo que debe 
aplicarse en cada evento reproductivo y los cambios generados por su uso en acuicultura 
pueden ser revertidos fácilmente ante la eventualidad de alguna consecuencia no deseable 
(Beaumont y Fairbrother, 1991).  La inducción a la triploidía ha sido usada en el cultivo de 
bivalvos desde la década de los 80's para mejorar caracteres productivos de bivalvos (Stanley et 
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al., 1981; FAO, 2005; Dunham, 2011; FIS, 2014), dado de los individuos triploides presentan 
una esterilidad parcial o total, derivando una mayor cantidad de energía al crecimiento 
somático (Allen y Downing, 1986).  Actualmente, muchos de los criaderos de ostras alrededor 
del mundo se enfocan hacia la producción de organismos triploides (FAO, 2005; Dunham, 
2011). 
 
La obtención de bivalvos triploides se ha logrado inhibiendo la liberación del primer o segundo 
cuerpo polar (Beaumont y Fairbrother, 1991), o mediante el cruce de reproductores hembras 
tetraploides (4N) con machos diploides (2N) (Wang et al., 2002; Nam y Kim, 2004).  Esta 
última técnica es considerada la más eficaz y compleja, dado el requerimiento de organismos 
tetraploides, mientras que la inhibición del segundo cuerpo polar es la segunda más eficaz, y 
sencilla de aplicar (Beaumont y Fairbrother, 1991; Guo et al., 1996).  En pectínidos se ha 
logrado obtener larvas triploides usando estímulos químicos (Beaumont, 1986; Desroisers et 
al., 1993; Ruiz-Verdugo et al., 2000) y físicos (Canello et al., 1992; Toro et al., 1995), 
obteniéndose mayores porcentajes de larvas triploides mediante el uso de estímulos químicos 
(Desroisers et al., 1993). Aunque esta manipulación no parece afectar el crecimiento larvario de 
los bivalvos (Yang et al., 2000), su desarrollo larvario puede retrasarse (Wada et al., 1989) y en 
algunos casos la supervivencia de las larvas inducidas puede ser baja (Maldonado-Amparo et 
al., 2004), especialmente cuando se aplica estimulación química (Tabarini, 1984; Beaumont, 
1986). En A. nucleus aún no se han realizado estudios relacionados con triploidía, por lo que se 
desconoce la factibilidad y efectos de aplicar este tipo de herramienta de mejoramiento 
genético. Esta especie reviste un interés especial dada la escasa información de manipulaciones 
cromosómicas en pectínidos tropicales. 
 
Teniendo en cuenta lo anterior, en esta investigación se pretenden responder las siguientes 
preguntas: 
¿Es factible obtener larvas triploides de A. nucleus mediante la aplicación de estímulos 
químicos y/o físicos que inhiban la expulsión del segundo cuerpo polar? 
 
¿Cuál es el efecto del uso de los estímulos inductores a la triploidía sobre la supervivencia, 
desarrollo y crecimiento larvario del pectínido A. nucleus? 
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2. ANTECEDENTES 
 
A escala mundial existe una amplia literatura disponible con respecto a la manipulación de la 
ploidía de bivalvos, siendo la triploidía una de las más estudiadas en especies de importancia 
comercial pertenecientes a los grupos conocidos como ostras, almejas, mejillones y pectínidos. 
 
En ostras se ha llevado a cabo la mayor cantidad de estudios de inducción a la triploidía. Estos 
se han centrado principalmente en la ostra del Pacífico Crassostrea gigas (Chaiton y Allen, 
1985; Allen y Downing, 1986; Allen et al., 1986a; Quillet y Panelay, 1986; Downing y Allen, 
1987; Allen, 1988; Davis, 1988a y b; Downing, 1988a y b; Guo et al., 1988; Cooper y Guo, 
1989; Davis, 1989; Downing, 1989a; Guo et al., 1989a y b; Allen y Downing, 1990; Desroisers 
et al., 1993), en la ostra americana Craosstrea virginica (Stanley et al., 1981; Allen, 1983; 
Stanley et al., 1984; Lee, 1988; Shatkin y Allen, 1989; Barber y Mann, 1991; Allen y Bushek, 
1992) y en menor escala, en la ostra australiana Saccostrea commercialis (Kesarcodi-Watson et 
al., 2001). 
 
En las ostras perlíferas solo se conocen los trabajos con Pinctada fucata martensii (Uchimura et 
al., 1989; Wada et al., 1989; Jiang et al., 1993). 
 
En lo referente a estudios de triploidía con almejas, entre las principales especies estudiadas 
están Mercenaria mercenaria (Buzzi y Manzi, 1988; Hidu et al., 1988; Eversole et al., 1996), 
Mulinia lateralis (Guo y Allen, 1994), Mya arenaria (Allen et al., 1982; Allen, 1983; Allen et 
al., 1986b; Mason et al., 1988) y Tapes philippinarum (= Ruditapes philippinarum =Tapes 
semidecussatus) (Dufey y Diter, 1990; Beaumont y Contaris, 1988; Gosling y Nolan, 1989; 
Ekaratne y Davenport, 1993). 
 
Con mejillones, se conocen trabajos con Mitylus edulis (Yamamoto y Sugawara, 1988; 
Beaumont y Kelly, 1989; Brake et al., 2004) y M. galloprovincialis (Davis, 1997). 
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Finalmente, en pectínidos o vieiras también hay un cuerpo importante de estudios de inducción 
a la triploidía, entre los que destacan los realizados con Argopecten irradians (Tabarini, 1984; 
Komaru et al., 1988; Zarnoch et al., 2008), A. purpuratus (Canello et al., 1992; Winkler et al., 
1993; Toro et al., 1995; Lohrmann y Von Brand, 2005), A. ventricosus (Ruiz-Verdugo et al., 
2000), Chlamys nobilis (Komaru et al., 1988), Chlamys varia (Barón et al., 1989), Chlamys 
farreri (Yang et al., 2000) y Pecten maximus (Beaumont, 1986), Nodipecten subnodosus 
(Maldonado-Amparo et al., 2004); Patinopecten yessoensis (Meng et al., 2012).  No obstante 
en la actualidad no existen reportes de cultivos comerciales de pectínidos aplicando triploidía 
(Tucker y Hargreaves, 2008; Burnell y Allan, 2009), solo de la ostra japonesa (Crassostrea 
gigas) (Nell, 2002; Gosling, 2015; Cultimar, 2016). 
Dentro de estos estudios, la mayoría se han centrado en verificar la factibilidad de obtener 
organismos triploides en fase larvaria (Chaiton y Allen, 1985; Yamamoto y Sugawara, 1988; 
Beaumont y Kelly, 1989; Gosling y  Nolan, 1989; Winkler et al., 1993; Toro et al., 1995), 
juveniles (Stanley et al., 1984, Guo et al., 1996; Mason et al., 1988) o adulta (Tabarini, 1984, 
Allen y Downing, 1990, Brake et al., 2004; Racotta et al., 2008). Otros trabajos se han 
dedicado a estudiar la utilidad de la triploidía para el mejoramiento del crecimiento de larvas 
(Stanley et al., 1981; Downing y Allen, 1987; Yang et al., 2000), juveniles (Barber y Mann, 
1991; Scarpa et al., 1994; Kesarcodi-Watson et al., 2001) y adultos (Stanley et al., 1984; Allen 
y Downing, 1986; Shpigel et al., 1992; Jiang et al., 1993). Unos cuantos trabajos han evaluado 
diferentes métodos de inducción a la triploidía (Wada et al., 1989; Desroisers et al., 1993; 
Scarpa et al., 1994), mientras que otros tanto han estudiado el desarrollo y/o supervivencia de 
larvas inducidas a la triploidía (Barón et al., 1989; Dufey y Diter, 1990; Toro et al., 1995). 
 
En Colombia se han realizado estudios de triploidía en los peces tilapia nilótica, Oreochromis 
niloticus (Martínez et al., 1995), el bagre Rhamdia quelen (Cardona et al., 2012) y en la trucha 
arcoíris, Oncorhynchus mykiss (Pineda, 2004). Sin embargo, no se tienen reportes de este tipo 
de estudios en ninguna especie de molusco. 
 
El pectínido del Caribe, Argopecten nucleus, ha sido estudiado en aspectos como su 
distribución y morfología (Díaz y Puyana, 1994; Puyana y Velasco, 2008), su fisiología 
(Velasco, 2006; 2007), biología reproductiva (Daniel, 2011), abundancia de larvas en el medio 
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natural (Castellanos y Valero, 1998), captación de postlarvas silvestres (Castellanos y Campos, 
2007), acondicionamiento reproductivo (Velasco y Barros, 2007; Velasco, 2008a), inducción al 
desove (Velasco et al., 2007), cultivo larvario (De la Roche y Velasco, 2008; Velasco y Barros, 
2008; Carreño et al., 2012; Acosta y Gómez-León, 2013), cultivo postlarvario (Freites et al., 
2008; Velasco y Barros, 2009; Gómez-León et al., 2010), cultivo de juveniles y adultos (Freites 
y Velasco, 2008; Velasco et al., 2009; Gómez-León et al., 2010), análisis financiero de 
producción de semilla y cultivo en el mar (Velasco, et al., 2008; Gómez-León et al., 2010, 
Valderrama et al., en imprenta).  No obstante, no se encuentran estudios reportados en 
Colombia relacionados con estudios de triploidía de esta especie. 
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3. MARCO TEÓRICO 
3.1 Generalidades de la especie Argopecten nucleus  
 
A. nucleus es una especie que se caracteriza por tener una concha gruesa con ambas valvas 
convexas (Figura 1).  Presenta de 20 a 23 costillas radiales, su color es variable, usualmente 
blanco con moteado rojo, anaranjado, purpura, marrón, y/o gris (Díaz y Puyana, 1994). Esta 
especie está distribuida desde el Sureste de la Florida, abarcando el sur del Golfo de México y 
el mar Caribe, hasta Surinam (Díaz y Puyana, 1994).  Habita comúnmente en fondos arenosos 
con presencia de pastos marinos, especialmente cerca de zonas arrecifales y aguas someras, 
hasta 50 m de profundidad (Lodeiros et al., 1993; Díaz y Puyana, 1994). 
Clasificación taxonómica según Mikkelsen y Bieller (2008): 
   Phylum Mollusca Cuvier, 1795 
    Clase Bivalvia Linnaeus, 1758 
        Subclase Pteriomorphia Beurlen, 1944 
           Orden Pectinoida Adams, H. y A. Adams, 1857 
                 Superfamilia Pectinoidea Rafinesque, 1815 
                       Familia Pectinidae Rafinesque, 1815 
                            Género Argopecten Monterosato, 1889 
                                Especie Argopecten nucleus Born, 1778 
                                   Nombres comunes; Conchuela, ostión, vieira, scallop. 
 
 
 
 
 
 
Figura 1. Morfología externa de Argopecten nucleus 
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3.2 Reproducción 
Primera madurez y sexualidad 
A. nucleus tiene su primera madurez sexual dentro del primer año de vida, por lo cual es 
considerado como un pectínido precoz.  Se puede evidenciar desarrollo gonadal desde los 3 
meses de vida, a longitudes de 20 a 25 mm (Velasco, 2008a).  Se caracteriza por ser una 
especie hermafrodita funcional, donde la maduración de la gónada es simultánea para ambos 
sexos, pudiendo producirse autofecundación (Lodeiros et al., 1993). 
 
Estructura gonadal 
En A. nucleus, como en otros pectínidos, la gónada es una estructura que se encuentra unida a 
la masa visceral en las proximidades del músculo aductor, distinguiéndose una porción anterior 
testicular de color blanco cremoso y otra posterior ovárica de color anaranjado (Figura 2) 
(Pérez y Román, 1987). Ella está compuesta por conductos ciliados ramificados desde donde se 
abren numerosos sacos o folículos. La proliferación de las células germinales que recubren la 
pared del folículo da lugar a los gametos. Cuando las gónadas o el tejido gonadosomático han 
alcanzado la plena madurez son fáciles de ver y ocupan gran parte del cuerpo blando del 
animal. Los gonoductos que transportan los gametos hasta la cavidad corporal se desarrollan, 
aumentan de tamaño y se pueden observar a simple vista en la gónada. Estos animales no 
poseen papila genital diferenciada. Los gonoductos se abren en la parte superior del saco renal, 
evacuando los productos genitales a través del nefridio, y salen a la cavidad paleal por el 
orificio urinario, siendo expulsados al medio exterior donde tiene lugar la fecundación (Helm et 
al., 2006). 
 
 
Figura 2. Gónada madura de A. nucleus. (A) Porción masculina y (B) Porción femenina. 
A 
B 
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3.2 Gametogénesis 
La gametogénesis es la producción de dos tipos de gametos; espermatozoides (células sexuales 
masculinas) y ovocitos (células sexuales femeninas), según se formen se les llamará 
espermatogénesis u ovogénesis. Según Pérez y Román (1987), Dupré (1995), Román et al. 
(2001) y Shumway y Parson (2006), este proceso en los pectínidos puede sintetizarse así: 
 
Espermatogénesis 
Los gonocitos diploides (2N) se dividen por mitosis formando las espermatogonias primarias, 
las cuales se dividen y forman espermatogonias secundarias (2N). Las espermatogonias 
secundarias se convierten en espermatocitos primarios, los cuales experimentan la primera 
división meiótica (meiosis I) donde ocurre la reducción cromosómicas para formar gametos 
haploides (N).  Anterior a este proceso ocurre la replicación del ADN de todos los 
cromosomas, luego se da el apareamiento de los cromosomas homólogos, su recombinación y 
su segregación a polos opuestos del huso meiótico, dando origen a dos células hijas llamadas 
espermatocitos secundarios (N).  Estos se transforman rápidamente en espermátidas y 
experimentan la segunda división meiótica (meiosis II) en la cual las cromátidas hermanas se 
separan originando dos espermátidas jóvenes (N) que entran en un proceso de diferenciación 
hasta convertirse en espermatozoides funcionales. 
 
Ovogénesis 
En el estadio Premeiótico, los gonocitos diploides se dividen y se diferencian dando lugar a las 
ovogonias primarias (2N), luego se dividen por mitosis formando las ovogonias secundarias 
(2N) que tienen aproximadamente el mismo tamaño y estructura de sus progenitoras, las cuales 
entran en la primera profase de la meiosis dando origen a ovocitos previtelogenéticos. Estos 
ovocitos bloquean su división en el estadio de diploteno de la primera profase meiótica y entran 
en vitelogénesis teniendo una carga cromosómica diploide, en este estadio los ovocitos 
aumentan su talla de tal forma que llega alcanzar hasta 150 µm al final del proceso de 
maduración y dependiendo de la especie de pectínido que se trate.  Luego, el ovocito maduro es 
expulsado durante el desove con esta dotación cromosómica.  La reactivación de la meiosis 
ocurre cuando el ovocito es fertilizado. 
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Figura 3. Representación del proceso de gametogénesis en bivalvos. A. Machos. B. Hembras (Tomado de Sastry, 
1975). 
 
3.4 Ciclo reproductivo 
A. nucleus es una especie iterópara, es decir, que tiene varios eventos reproductivos a lo largo 
de su vida, presentando un ciclo reproductivo continuo, desoves parciales y una alta capacidad 
de recuperación gonadal, pudiendo reiniciar gametogénesis cada 15 días (Daniel, 2011). 
3.5 Puesta y fecundación 
Cuando la gónada alcanza el máximo desarrollo ocurre la puesta, que es la expulsión de los 
gametos al medio externo (Pérez y Román, 1987).  La expulsión de espermatozoides se conoce 
como espermiación y la expulsión ovocitos como desove (Fernández-Álvarez, 1991).  
Posteriormente ocurre la fecundación, que es la unión de los gametos femeninos y masculinos 
en el medio externo.  El espermatozoide, al penetrar el ovocito, activa el huevo, reiniciándose 
la meiosis, lo que da lugar a la expulsión del primer y segundo cuerpo polar (Shumway y 
Parson, 2006). 
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3.6 Desarrollo embrionario y larvario 
El desarrollo embrionario de A. nucleus es bentónico, mientras que el larvario es planctónico.  
Entre las principales fases de desarrollo, a 25±1 °C, están: expulsión del primer cuerpo polar 
(10±3 min), expulsión del segundo cuerpo polar (18±1 min), mórula (2,5±0,4 h), blástula 
(3,5±0,3 h), gástrula (6±1 h), larva trocófora (12±0,6 h) y larva veliger (19±0,7 h) (Velasco et 
al., 2007; De la Roche y Velasco, 2008). 
 
PRODUCCIÓN DE BIVALVOS TRIPLOIDES 
Un triploide es un individuo que posee tres juegos de cromosomas homólogos en las células 
somáticas, siendo la diploidía la condición normal en la mayoría de las especies de peces y 
moluscos, es decir, la presencia de dos juegos de cromosomas en cada célula somática (Arai, 
2000).  Los moluscos triploides generalmente son de mayor tamaño en comparación con los 
diploides, lo cual se ha explicado por tres hipótesis relacionadas con el aumento en la 
heterocigosidad, la de la esterilidad y finalmente la del el tamaño celular (Guo y Allen 1994a; 
Wang et al., 2002).  Stanley et al. (1984) sugiere que el incremento en el tamaño de los 
triploides es debido a la heterocigosidad que estos presentan.  Normalmente, los cromosomas 
homólogos se separan en la meiosis I; si esta división es bloqueada, la heterocigosidad podría 
resultar, ya sea porque la madre era heterocigoto o porque el espermatozoide llevaba un alelo 
heterólogo. En este sentido, la frecuencia de triploides heterocigotos por lo tanto es mayor que 
en los diploides, donde la heterocigosidad se produce sólo por la fertilización con un 
espermatozoide que lleva un alelo heterólogo (Stanley et al., 1984).  De otro lado, la hipótesis 
de esterilidad sostiene que los triploides son parcial o completamente estériles, a consecuencia 
de que los cromosomas homólogos en las células germinales de los triploides adultos no 
pueden realizar la sinapsis durante la meiosis, la cual es detenida en estadios iniciales de la 
misma (profase de la meiosis I), suprimiéndose a su vez la maduración de los gametos y 
produciendo esterilidad (Beaumont y Fairbrother, 1991).  Debido a que no hay transferencia de 
reservas energéticas para el desarrollo de la gónada, en los triploides ellas son usadas en un 
mayor crecimiento somático, en lugar de asignar una parte de la misma al crecimiento gonadal, 
como ocurre normalmente en los diploides (Allen y Downing, 1986; Mason et al., 1988; Wang 
et al., 2002).  Por último, la hipótesis del tamaño de la célula sugiere que hay un aumento en el 
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tamaño celular, dado que las células triploides tienen un 50% más ADN que la de los diploides, 
desarrollan también más citoplasma para mantener constante la relación citoplasma/núcleo 
(Guo y Allen 1994a; Wang et al., 2002). 
La triploidía se puede lograr por diferentes métodos, usando agentes físicos o químicos para 
inhibir la expulsión del primer o segundo cuerpo polar (Beaumont y Fairbrother, 1991; Piferrer 
et al., 2009) (Figura 3), o mediante el cruce de reproductores machos tetraploides (4N) con 
hembras diploides (2N) (Wang et al., 2002; Nam y Kim, 2004; Francescon et al., 2004) (Figura 
4).  Aunque éste último es el método más confiable para obtener una descendencia de 100% 
triploides (Piferrer et al., 2009), requiere de mayor trabajo para producir tetraploides y se 
produce un número bajo de progenie.  Los individuos tetraploides son producidos por la 
inhibición de la primera división celular (Figura 5A), por medio de técnicas de inactivación del 
ADN del esperma seguido por la inhibición de la expulsión de ambos cuerpos polares (Figura 
5B), o por inhibición del primer cuerpo polar en huevos derivados de ejemplares triploides y 
fecundados con esperma de un individuo diploide (Figura 5C) (Guo et al., 1993; Guo y Allen 
1994a; Guo y Allen 1994b).  Los espermatozoides irradiados tienen la desventaja de que 
pierden motilidad (Guo et al., 1993; Hernández-Ibarra, 2004) y capacidad para activar el 
ovocito, ocurriendo un descenso en el porcentaje de desarrollo de los embriones (Guo et al., 
1993; Fairbrother, 1994; Li et al., 2000).  Como resultado de esto, los embriones tetraploides 
sobreviven hasta la etapa juvenil, pero raramente alcanzan la talla adulta (Guo et al., 1992a; 
1992b; Guo et al., 1993; Scarpa et al., 1993; Allen et al., 1994; Guo et al., 1994; Cai y 
Beaumont, 1996; Yang et al., 2000; Zhang et al., 2000). Debido a las complicaciones para la 
formación de tetraploides, la inhibición de la expulsión del primer o segundo cuerpo polar por 
agentes físicos o químicos son los métodos que más se usan para la producción de triploides 
(Ver tabla 1). 
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Figura 4. Inducción a la triploidía. Los huevos son expulsados en la metafase de la meiosis I. La fertilización 
reanuda la meiosis. Choques físicos o químicos aplicados durante la meiosis I o II puede suprimir la división 
celular, la producción de triploides por la retención del primer (I1) o segundo (I2) cuerpo polar. 
 
 
 
 
 
Choque Choque 
Expulsión del 1er 
cuerpo polar 
Expulsión del 2do 
cuerpo polar 
Cariogamia 
Diploide Meiosis II 
Triploide 
Meiosis I 
Triploide 
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Figura 5. Producción de un cigoto triploide, mediante el cruce de un ovocito de un animal tetraploide con un 
espermatozoide de un individuo diploide. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figura 6. A) Producción de un tetraploide por la inhibición de la primera división celular (primera mitosis). B) 
Producción de un tetraploide por inactivación del ADN del esperma seguido por la inhibición de la expulsión. C) 
Producción de un tetraploide por inhibición del primer cuerpo polar en huevos derivados de ejemplares triploides y 
fecundados con esperma de individuos diploides. 
 
Son varios los métodos usados para inhibir la expulsión del primer o segundo cuerpo polar en 
bivalvos. Hay inductores de naturaleza química, como citocalasina-B (CB), 6-
dimetilaminopurina (6DMAP), cafeína (CF) y calcio (CA), así como físicos, como choques 
térmicos (T) y presión (P) (Tabla 1). 
Esperma con ADN 
inactivado 
A 
B 
C 
Choque 
Choque Choque 
 
Choque 
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Tabla 1. Efectos de la inducción a la triploidía en larvas de bivalvos mediante la inhibición de la expulsión del 
primer o segundo cuerpo polar. I1, I2 = inhibición de la expulsión del primer y segundo cuerpo polar 
respectivamente, 2N = diploide o no inducidos a la triploidía, 3N = triploide o inducidos a la triploidía, P = 
presión, CB = citocalasina-B, 6DMAP= 6-Dimetilaminopurina, T = choque térmico, CF = cafeína, CA = calcio, cf 
= citofluorometría, cc = conteo cromosómico, ccp = conteo de cuerpos polares, tn = tamaño del núcleo, I= 
inducidos a la triploidía, NI= no inducidos a la triploidía. 
 Método de Inducción Larvas 
Triploides 
(%) 
Supervivencia 
larvas 
inducidas (%)  
Crecimiento 
larvas inducidas 
(μm/d) 
Método de 
Verificación 
de ploidía 
Autores 
Argopecten irradians  I1: CB: 0,05- 0,1 mg L-1            
Control 
66-94 6-20 
80 
- cf Tabarini, 1984 
Argopecten purpuratus I2: CB: 0,5 mg L-1            
Control 
17 
- 
- 
- 
- 
- 
cc Winkler et al., 1993 
 I1: T: 31°C 
Control 
67 
- 
11,2-16,5 
51,8-53,4 
11,6 
12,5 
cc Toro et al., 1995 
 I1: T: 31°C 46 - - cc Canello et al., 1992 
Argopecten ventricosus  I2: CB: 0,5 -1 mg L-1           
Control 
8-58 
- 
9-15 
100 
- 
- 
cf Ruiz-Verdugo et al., 2000 
Chlamys farreri I1: CB: 0,1-0,5 mg L-1           
Control 
18               
- 
0,2                   
18 
10,4                  
11,0 
cc: cf Yang et al., 2000 
 I1:T:1°C                              
Control 
31                 
- 
- - cc Zichen et al., 1990 
Chlamys nobilis I1: T:6 °C                                  
Control 
41                
- 
- - - Zhinan et al., 1995 
Chlamys varia I2: CB: 1 mg L-1           
Control 
78               
- 
87,5                 
50 
10,2                    
9,7 
cc Barón et al., 1989 
Crassostrea gigas I1: P 6000-8000 psi 57 - - cf: cc Chaiton y Allen, 1985 
 I1: CB: 1 mg L-1            
I2: CB: 1 mg L-1            
I1: P: 7200 psi 
4-38               
12-100 
60 
-                          
- 
- 
-                             
- 
- 
cf Allen et al., 1986a 
 T: 32-35°C                                   
T: 30-38°C                 
Control 
25-60                
45                           
- 
60-72                              
0-15                
49-71 
-                                 
-                             
- 
cc Quillet y Panelay, 1986 
 
 
 I1: CB: 0,5-1 mg L-1 
I1:6DMAP 300 µM L-1      
Control 
94-100           
90                            
- 
12,5               
13,5              
26,0    
12,3                  
13,0                  
13,8        
tn Desroisers et al., 1993 
 
 
 I2: CB: 1 mg L-1  
Control 
70                      
- 
- I= NI cf Allen y Downing, 1986 
 I1: CB 0,5 mg L-1          
I1:6D: 398–450 µM L-1 
Control 
55-57      
22-56       
45 
21                            
17                                                             
57 
 cf Melo et al., 2015 
 I2: CB: 1 mg L-1          
Control 
82-94                
- 
   Wang et al., 2002 
 I1: CB 1,0 mg L-1        
Control             
52-90          
- 
I>NI 11                         
10,3 
 Downing y Allen, 1987 
Crassostrea virginica I2: CB: 0,1-1 mg L-1 11,5-50               I<NI       - cc Stanley et al., 1981 
 I1: CB 0,5-1 mg L-1 
I2: CB 0,5-1 mg L-1 
7-100               
96 
- 
- 
-                               
- 
- Shatkin y Allen, 1989 
 
 I2: CB: 1 mg L-1 79 22 - cf Allen y Bushek, 1992 
Mytilus edulis I2: T: 28-38°C  
I1: T: 1°C                                             
I2: T: 1°C 
97 
40-60            
85 
- 
-                         
- 
-                             
- 
- 
cc Yamamoto y Sugawara, 
1988 
 I1: T: 20, 25, 30°C 
I1: CB: 0,1; 0,5; 1 mg L-1 
25 
13-44               
 
53,5                        
- 
- 
cc Beaumont y Kelly, 1989 
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I2: CB: 0,1; 0,5; 1 mg L-1 
Control 
24-71 
- 
80,2 
87,1 
- 
 
Mytilus 
galloprovincialis 
I2: CB: 1 mg L-1 
I2: T: 30°C                                                           
I2: CA: 0,1 M                                                   
I2: CF: 15 mM                                                      
I2: CA+T(30°C)                                                                    
I2: CF+T(30°C)                    
Control 
86                      
81    
7        
71                    
81
73 
77,8                
63,6               
51,5              
46,0               
58,4               
60,2              
80,3 
4,5 
4,2 
5,0 
4,6 
3,5 
3,5 
5,2 
cf, ccp Scarpa et al., 1994 
 
 
 
 
 
 
Nodipecten subnodosus I2:CB:0,5-1,0 mg L-1 
Control 
70-95 
- 
38-67 
87  
- 
- 
- Maldonado-Amparo et al., 
2004 
Ostrea edulis I2: CB: 1,0 mg L-1 
Control 
68-70 
 
I<NI 15,2 
14,7 
cc Gendrau y Grizel, 1990 
 
Pecten maximus I1: CB: 0,1, 0,5 mg L-1 
Control 
13-30 
- 
12,7 
19,9 
-  cc: ccp Beaumont, 1986 
 
Pinctada fucata 
martensii  
I1: CB: 0,5 mg L-1 65 - - cc: cf Uchimura et al., 1989 
 
 I1: CB: 0,5 mg L-1 
I2: CB: 0,5 mg L-1 
I1: CB: 0,1 mg L-1 
I2: CB: 0,1 mg L-1 
I1: T: 6,5°C                         
I2: T:7,5°C 
0 
100 
0-77 
0-80 
52 
0 
I<NI 
- 
I>NI 
- 
cf Wada et al., 1989 
 
Placopecten 
magellanicus 
I1: CD: 0-10 mg L-1 
I2: 6DMAP: 0-600 µM 
87 
95 
- 
- 
- 
- 
cc, tn Desroisers et al., 1993 
 
Ruditapes 
philippinarum 
I1: CB: 1 mg L-1 
Control 
75 
- 
19-27 
18-34 
I=NI cc Dufey y Diter, 1990 
 
Tapes philippinarum I2: CB: 0,5 mg L-1 
Control 
73 46-67 
41-69 
9,33 
9,12 
 Laing y Utting, 1994 
 
 I1: CB: 0,5 mg L-1 
Control  
67-73 66 
62 
4,1 
3,9 
 Utting y Doyou, 1992 
 
Tapes semidecussatus I1: CB: 0,2; 0,5; 1 mg L-1 
I2: CB:0,2; 0,5; 1 mg L-1 
31-77 
31-81 
- 
- 
- 
- 
cc, ccp Beaumont y Contaris, 
1988 
 I1:CB: 0,5-1 mg L-1 
I1:T: 32°C 
40-50 
23-56 
- 
- 
- 
- 
cc 
 
Gosling y Nolan, 1989 
 
Saccostrea cucullata I2:CB: 1,5 mg L-1 
I2:T: 32-39 °C 
I2:T: 0-0,1°C 
87 
4-55 
37 
- 
- 
- 
- 
- 
- 
- Zhinan et al., 1994 
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De acuerdo a los datos presentados en la tabla 1, es posible sacar en claro varios aspectos: 1) La 
técnica más usada y aceptada para verificar la ploidía en larvas de bivalvos es el conteo 
cromosómico, seguido de la citofluorometría; 2) los mayores valores de porcentaje de larvas 
triploides han sido obtenidos usando el método de la inhibición de la expulsión del segundo 
cuerpo polar en comparación con la inhibición de primer cuerpo polar; 3) entre los estímulos 
que permiten obtener mayores porcentajes de larvas triploides están el uso de los indauctores 
CB, 6DMAP y Temperatura; 4) el uso de inductores a la triploidía está asociado a bajos valores 
de supervivencia de las larvas, pero no tiene un efecto sobre su crecimiento; 5) en especies de 
clima cálido, como Pinctada fucata martensii, se ha obtenido éxito en la inducción a la 
triploidía con bajas temperaturas, mientras que en especies de clima templado, como 
Argopecten purpuratus y Mytilus edulis, esto mismo ha ocurrido aplicando altas temperaturas 
(Toro et al., 1995). 
 
La forma de acción, así como las ventajas y desventajas del uso de agentes químicos y físicos 
como inhibidores de la expulsión de cuerpos polares, es variada.  En el caso de la CB, este es 
un metabolito fúngico que inhibe la polimerización de los microfilamentos de actina y de los 
microtúbulos de tubulina, reteniendo así el primer o segundo cuerpo polar del cigoto 
(Beaumont y Fairbrother, 1991; Ruiz-Verdugo et al., 2000; Sun y Schatten, 2006).  Esta 
sustancia se une al dímero αβ-tubulina, impidiendo que éstos se añadan al extremo de los 
microtúbulos, de modo que se interrumpe el equilibrio dinámico de la polimerización de los 
microtúbulos (Meza y Frixione, 1996). El uso de la CB es considerado uno de los métodos más 
eficaces para producir triploides (Beaumont y Fairbrother, 1991; Winkler et al., 1993), pero 
tiene como desventaja que produce altos porcentajes de anormalidades y mortalidad durante los 
primeros estadios de vida (Gosling y Nolan, 1989; Winkler et al., 1993; Hernández-Ibarra, 
2004).  Asimismo es un reactivo muy costoso y considerado cancerígeno (Desroisers et al., 
1993), requiere ser mezclado con dimetilsulfóxido (DMSO) para que penetre en el ovocito 
(Eudeline et al., 2000).  De otro lado, el 6-DMAP es un inhibidor de la fosforilación de 
proteínas (Rimme et al., 1989; Szöllösi et al., 1993).  Los eventos de fosforilación del complejo 
guanina tubulina (GDP-tubulina  GTP-tubulina) son requeridos para que ocurra la unión de 
los dímeros αβ-tubulina y la consecuente polimerización de los microtúbulos (Mitchison y 
Kirschner, 1984).  De tal forma que el uso de este químico afecta la organización y 
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despolimerización de los microtúbulos que forman el huso acromático y los filamentos 
corticales, induciendo al bloqueo del movimiento de los cromosomas e inhibiendo la anafase y 
la formación de cuerpos polares (Desroisers et al., 1993; Gérard et al., 1994).  Este método 
tiene varias ventajas, como ser también muy eficaz para producir bivalvos triploides 
(Desroisers et al., 1993), no ser cancerígeno y ser soluble en agua (Gerard et al., 1994).  No 
obstante, se ha reportado que las larvas tratadas son afectadas por el 6DMAP, siendo menos 
resistentes que las no tratadas (Desroisers et al., 1993).  En cuanto a los estímulos físicos, los 
choques de temperatura evitan la división citoplasmática, promoviendo que se disuelvan las 
fibras del huso cromático así como los filamentos de actina en el surco de segmentación, 
evitando de este modo la formación del cuerpo polar (Allen et al., 1989).  La polimerización de 
los dímeros αβ-tubulina y la estabilidad de los microtúbulos formados depende de la 
temperatura, temperaturas muy altas o bajas ocasionan la separación de estos dímeros (Lodish 
et al., 2000).  Tiene como ventaja que es un método económico (Yamamoto y Sugawara, 1988), 
pero la desventaja de que se obtienen menores porcentajes de triploides en comparación con los 
inductores químicos (Canello et al., 1992). 
 
Además del tipo de inductor aplicado, otros factores que influyen en la eficacia de la formación 
de triploides son la calidad del esperma, el momento de aplicación del estímulo así como su 
intensidad dada por la duración dosis del estímulo.  Se obtiene mayor eficacia usando 
ejemplares con espermatozoides completamente maduros (Downing, 1988a) aplicando los 
inductores entre 2 y 4 minutos antes de la expulsión del primer cuerpo polar, o cuando el 50% 
de los ovocitos hayan expulsado el primer cuerpo polar  (Maldonado-Amparo et al., 2004) a 
una dosis y duración intermedia (Downing y Allen, 1987).  El uso de altas concentraciones de 
químicos frecuentemente conduce a una mayor producción de triploides (Stanley et al., 1984; 
Tabarini, 1984; Komaru et al., 1988) pero esto suele ir acompañado por un incremento en la 
mortalidad, especialmente en la fase larvaria (Beaumont, 1986; Downing y Allen, 1987; Barber 
y Man, 1991; Zeng et al., 1995; Ruiz-Verdugo et al., 2000; Yang et al., 2000), un efecto 
probablemente causado por la toxicidad de los productos químicos (Beaumont y Fairbrother, 
1991).  En cuanto a la duración de los tratamientos, aquellos de corta duración (10 y 15 
minutos) permiten obtienen mayores porcentajes de triploides y porcentaje de larvas D que a 
duraciones mayores o menores (Gerard et al., 1994). 
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4. OBJETIVOS 
 
4.1 Objetivo General 
 
Evaluar el efecto de tres métodos de inducción a la triploidía sobre el desarrollo, la 
supervivencia y crecimiento larvario y postlarvario de Argopecten nucleus. 
 
4.2 Objetivos específicos 
 
 Obtener larvas triploides de A. nucleus mediante la inhibición de la expulsión del 
segundo cuerpo polar de los cigotos mediante la aplicación de estímulos químicos y/o 
físicos. 
 Evaluar el uso de tres métodos de inhibición de la expulsión del segundo cuerpo polar 
de los cigotos (Citocalasina B, 6-Dimetilaminopurina y temperatura de 18°C) para 
obtener larvas triploides de A. nucleus. 
 Analizar el desarrollo, supervivencia y crecimiento de larvas y postlarvas de A. nucleus 
derivadas de cigotos inducidos y no inducidos a la triploidía. 
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5. METODOLOGÍA 
 
5.1 Obtención de Cigotos 
Un total de 60 ejemplares de A. nucleus (longitud > 40 mm) captados del medio natural y 
cultivados en Bahía de Neguanje, Santa Marta, Colombia (11º 20’ LN y 74º 10’ LW) por 
INVEMAR, se trasladaron en húmedo a 18°C al Laboratorio de Moluscos Marinos de la 
Universidad del Magdalena ubicado en Taganga, Santa Marta (11° 16′ 03″ LN y 74° 11′ 24″ 
LW).  En esta zona, el promedio de la temperatura del agua de mar varía entre 22ºC y 30ºC, la 
salinidad fluctúa entre 32 y 37 ‰, la concentración de seston está entre 0,93 y 6,6 mg L-1 y el 
porcentaje orgánico del seston entre 15 y 45 %, (Velasco y Barros, 2007; López, 2008; Velasco 
et al., 2009).  Se hizo un acondicionamiento reproductivo de estos animales colocándolos 
durante 20 días en unas canastas plásticas (60 x 40 x 25 cm) suspendidas dentro de tanques 
rectangulares de fibra de vidrio con fondo plano (2,56 x 0,50 x 0,36m, 200 L) a una densidad 
de 30% de cobertura del fondo.  Estos tanques fueron provistos de agua de mar microfiltrada a 
1µm a 25°C y 37 ‰ salinidad.  Como alimento se suministró una mezcla de Isochrysis galbana 
y Chaetoceros sp. en proporción 1:1, de forma continua por goteo, manteniendo una 
concentración de 50 células µL-1 en el tanque.  Diariamente se realizaron recambios de agua del 
80%, así como un lavado de las paredes y un sifoneo del material precipitado. 
 
Grupos de 20 ejemplares diferentes de A. nucleus sexualmente maduros, fueron dejados sin 
alimentación por 24 h e inducidos al desove, en tres ocasiones diferentes.  Para ello, se 
eliminaron los epibiontes presentes en las conchas de los animales mediante abrasión, se 
pusieron en desecación por 30 min (Figura 7a) y se expusieron a una alta concentración de 
microalgas (Isochrysis galbana y Chaetoceros sp.) y a cambios de temperatura de 23°C a 30°C 
cada 30 min manteniéndolos en un acuario de fondo oscuro (15 L).  Los animales desovantes se 
separaron en recipientes de acrílico (500 mL) con agua de mar filtrada (1µm) y a una 
temperatura de 25 °C, cuidando de cambiar frecuentemente el agua para evitar la 
autofecundación.  En cada expulsión, los gametos fueron trasladados a un balde, mientras que 
el animal fue lavado y colocado con agua de mar microfiltrada fresca en el mismo recipiente, 
para evitar que se mezclaran espermas con ovocitos, almacenando los gametos de cada animal 
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en un recipiente (10 L) diferente y debidamente marcado por no más de 30 minutos (Figura 
7b).  Luego, la fecundación se hizo adicionando espermatozoides al recipiente con ovocitos, 
hasta lograr un 90% de fertilización (ovocitos con membrana de fecundación y expulsando del 
primer cuerpo polar en relación al total de ovocitos), posteriormente se homogenizó mediante 
agitación suave con una paleta de acrílico perforada. 
 
    
Figura 7. a) Reproductores de A. nucleus en desecación y b) Gametos femeninos y masculinos de A. nucleus. 
 
5.2 Diseño experimental y cultivo larvario 
Con grupos de cigotos provenientes de distintas fecundaciones cruzadas se probaron 3 
diferentes técnicas de inhibición de la expulsión del segundo cuerpo polar: 1) choques térmicos 
de 18ºC por 10 min (Yamamoto y Sugawara, 1988; Beaumont y Kelly, 1989; Wada et al., 
1989), 2) 6 Dimetilaminopurina (6-DMAP), 300 µM L-1 por 15 min (Desroisers et al., 1993) y 
3) citocalasina B (CB), 1 mg L-1 disuelta en dimetilsulfóxido (DMSO) al 1% por 15 min 
enjuagando luego los cigotos con DMSO al 0,1% por 20 min (Barón et al., 1989; Shatkin y 
Allen, 1989; Dufey y Diter, 1990).  Se tuvo un grupo control con cigotos no tratados, y un 
control del DMSO usado en el tratamiento de CB (control DMSO) al cual se le adicionó 
DMSO al 1% por 15 min, enjuagando luego con una solución de DMSO al 0,1% por 20 min.  
Todos los tratamientos fueron iniciados cuando el 50% de los ovocitos expulsaron el primer 
cuerpo polar (Allen y Bushek, 1992; Maldonado-Amparo et al., 2004; Racotta et al., 2008), lo 
cual ocurrió alrededor de los 17 ± 2 minutos postfertilización.  Estos tratamientos fueron 
aplicados por triplicado, haciendo 3 eventos de fecundación con al menos 15 días de separación 
entre ellos y usando reproductores diferentes.  Los cigotos producidos en cada tratamiento 
fueron mantenidos a una densidad de 1 x 106 cigotos L-1 (Eudeline et al., 2000).  Todos los 
a 
 
b 
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enjuagues que se hicieron con DMSO se llevaron a cabo reteniendo los cigotos con un tamiz de 
10 µm. La estimulación de los cigotos tratados se detuvo por dilución, colocándolos en los 
tanques de cultivo larval con 500 L de agua de mar microfiltrada a 25°C (1 µm). 
Los cigotos tratados y no tratados fueron colocados a una densidad máxima de 1 cigoto mL-1 en 
tanques cilindrocónicos (500 L), bajo las mismas condiciones de calidad de agua descritas 
anteriormente y sin aireación.  A partir de las 24 h, cada 48 h se hizo un recambio del 100% del 
agua, reteniendo las larvas en tamices (ojos de malla entre 40 y 65 µm) y colocándolas  a una 
densidad entre 0,66 y 0,74 larvas mL-1.  A cada tanque se le suministró aireación  y una mezcla 
de Isochrysis galbana y Chaetoceros sp. (1:1) a una concentración de 10 células µL-1 día-1 
entre los días 1 y 6, y 15 células µL-1 día-1 entre los días 7 y 13. 
 
A las edades de 4, 7, 14 y 20 horas, así como a los 3, 5, 7, 9, 11 y 13 días se tomaron 3 
muestras representativas de la columna de agua de cada tanque, luego de realizar una 
homogenización del contenido de éste.  Estas muestras fueron fijadas con lugol (10%) y 
analizadas bajo un microscopio Nikon Eclipse E200® provisto de una cámara fotográfica 
digital Optica®, y se realizó un registro fotográfico, una estimación de la densidad y estadío de 
desarrollo de los embriones o larvas, así como y la medición de la longitud de al menos 30 de 
ellos elegidos al azar.  Con estos datos se estimó la supervivencia acumulada de cada réplica a 
lo largo del cultivo como la proporción de larvas vivas en las diferentes edades muestreadas 
respecto al número de larvas sembradas a las 24 h de vida en cada tanque.  La tasa de desarrollo 
se determinó de acuerdo al porcentaje de embriones y/o larvas desarrollados en cada hora de 
medición.  De otro lado, a las 14 horas se tomaron tres muestras adicionales de cada tanque 
(300 larvas trocófora) para los análisis de estimación del porcentaje de larvas triploides, 
siguiendo la metodología de Allen y Bushek (1992), así como la de Darzynkiewicz y Juan 
(2001).  De acuerdo a las mismas, las larvas fueron concentradas en una suspensión de 1 mL, 
peletizándolas por centrifugación a 1500x g por 10 s, en una centrífuga.  El sobrenadante fue 
descartado y a cada tubo se le añadió 300 µL de una solución stock de yoduro de propidio (PI) 
(10 mg de PI, 0,1 mL de Tritón X100, 3,7 mg de EDTA y 90 mL de PBS al 10% sin calcio, la 
cual se pasó por un microfilro de 0,20 µm y se aforó a 100 mL).  Estas muestras se 
almacenaron protegidas de la luz a 4ºC por un tiempo máximo de cuatro horas.  Los análisis de 
citofluorometría se llevaron a cabo usando un citofluorómetro de flujo (BD LSRFortessa).  La 
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ploidía aparente de cada tratamiento fue calculada de la proporción relativa de células triploides 
en relación al número total de células analizadas por el ajustador de curvas del programa 
(FlowJo 7.6.1), usando como estándares espermatozoides (condición haploide) y hemolinfa de 
A. nucleus (control diploide).  El cálculo de la ploidía aparente asume que cada larva, diploide 
y triploide, hace una contribución aproximadamente igual al total de células medidas, lo cual es 
razonable ya que el rango de distribución de tallas de las larvas trocófora es muy estrecho. 
 
5.3 Asentamiento y cultivo postlarvario 
Cuando más del 50% de las larvas presentaron mancha ocular (día 11 y 13), en cada tanque se 
sumergieron 25 colectores artificiales, consistentes en bolsas de polipropileno (90 x 70 cm), 
previamente biologizados (por 5 días) sumergiéndolos en una mezcla de microalgas Isochrysis 
galbana, Tetraselmis chui y Chaetoceros calcitrans. Los tanques se mantuvieron bajo las 
mismas condiciones descritas anteriormente para el cultivo de larvas, exceptuando que los 
tanques fueron cubiertos con una malla plástica negra para reducir la intensidad de la luz, se 
redujo la temperatura a 24°C y el recambio de agua se hizo cada 24 h sin bajar el nivel del agua 
de los tanques.  Para ello se adicionó agua de mar por la parte superior del tanque, mientras se 
extrajo agua por el drenaje inferior del mismo colocando los primeros días un tamiz de 65 µm 
para recuperar las larvas aún no asentadas que pudieron salir por el drenaje.  Luego de 15 días, 
los colectores fueron empacados individualmente en bolsas mosquiteras de nailon (55 x 15 cm, 
ojo de malla de 1 mm) y amarrados en parejas a líneas de 15 m.  Con ayuda de un montacargas 
y una lancha, las líneas con los colectores húmedos se trasladaron dentro de tanques de 500 L 
hasta la estación de cultivo en Bahía Taganga (11° 16′ 04″ LN y 74° 11′ 36″ LW).  Allí fueron 
suspendidos a 6 m de profundidad, en líneas de cultivo o long lines durante un mes y medio, 
hasta convertirse en juveniles de 10 mm, momento en el cual fueron desprendidos 
manualmente de los colectores artifíciales.  El porcentaje de juveniles recuperados fue 
calculado como la relación entre el número de juveniles encontrados con respecto al número de 
larvas pediveliger sembradas en los tanques con colectores, mientras que el crecimiento se 
determinó a partir de la medición de la longitud de al menos 30 de juveniles elegidos al azar de 
cada tratamiento.  Durante los meses de cultivo postlarvario en el mar (diciembre de 2015 a 
marzo de 2016), se midieron algunas variables ambientales como temperatura (°C), salinidad 
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(‰), seston mg L-1 y contenido de materia orgánica del seston (MOP), siguiendo la 
metodología de Strickland y Parsons (1972). 
5.4 Análisis Estadístico 
Se realizaron análisis de varianza a una vía para establecer la existencia de diferencias 
significativas entre los tratamientos y controles en cuanto los porcentajes de larvas triploides, 
de larvas D y postlarvas recuperadas, así como a la longitud las postlarvas.  Se aplicaron 
análisis de covarianza para establecer la existencia de diferencias significativas en el porcentaje 
de embriones o larvas en diferentes fases desarrollo así como el crecimiento y supervivencia 
acumulada de las larvas sometidas a los diferentes tratamientos de inducción a la troploidía y a 
los controles, teniendo como covariador la edad de las larvas.  Previamente se comprobó el 
cumplimiento de los supuestos de normalidad y homogeneidad de varianzas. Como el 
crecimiento de las larvas  no cumplió con estos supuestos, los datos fueron transformados a 
logaritmo natural.  Se realizaron análisis de correlación para establecer asociaciones entre el 
porcentaje de juveniles recuperados o su tasa de crecimiento, con la temperatura, salinidad, 
seston y contenido orgánico del seston.  Para la realización de todos los análisis se usó el 
programa estadístico STATGRAPHICS Centurión XVI.I, usando un alfa de 0,05 para todas las 
decisiones de significancia. 
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6. RESULTADOS 
6.1 Evaluación de larvas triploides 
Los análisis de citometría de flujo permitieron determinar los distintos niveles de ploidía. El 
cálculo se hizo teniendo como referencia los perfiles estándar de contenido de ADN para las 
condiciones haploide (espermatozoides de A. nucleus) y diploide (hemolinfa de A. nucleus) 
(Figura 8A).  Los grupos control, con larvas predominantemente diploides, y los tratados, con 
larvas diploides y triploides, se detallan en las figuras 8B y 8C, respectivamente. 
 
 
                    
 
Figura 8. Histograma de frecuencia con el contenido de ADN relativo para el nivel de ploidía de las larvas de A. 
nucleus. A. Estándares haploide N (espermatozoides de A. nucleus) y diploide 2N (hemolinfa de A. nucleus), B. 
larvas no tratadas 2N y C. larvas tratadas 2N y 3N. 
33 
 
El uso de los agentes inductores químicos 6DMAP y CB, y el choque térmico produjo larvas 
trocófora triploides de A. nucleus, mientras que estas no fueron detectadas en ninguno de los 
controles (general y el de CB).  El porcentaje de larvas triploides dependió significativamente 
del tratamiento usado (gl = 4, F = 20,9, P = 0,0003), siendo mayor en el grupo tratado con 
6DMAP (39%) que sometido a choque térmico (14%; P < 0,05), mientras que en el tratado con 
CB fue intermedio (21%; P > 0,05) (Figura 9). 
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Figura 9. Porcentaje de larvas triploides de A. nucleus obtenidas mediante la inhibición de la expulsión del 
segundo cuerpo polar. Letras iguales indican falta de diferencias significativas (P > 0,05). Las barras de error 
representan el error estándar.  
 
6.2 Desarrollo temprano 
Los cigotos pasaron por los estadíos de mórula, blástula, gástrula, larvas trocófora y veliger en 
las primeras 20 horas de vida, variando sus porcentajes de abundancia de 0 a 97% (Figura 10).  
Dentro de las horas a las que se hicieron los muestreos, las mayores abundancias de mórulas y 
blástulas se presentaron a la edad de 4 horas, mientras que gástrulas, larvas trocófora y veliger a 
las edades de 7, 14 y 20 horas, respectivamente.  No obstante, en el tratamiento con CB se 
observó un patrón diferente, presentándose las mayores abundancias de mórulas y blástulas a 
las 7 horas, de gástrulas a las 14 horas y larvas trocofóra y pediveliger a las 20 horas. Los 
porcentajes de embriones y/o larvas en los diferentes estadíos fueron afectados 
significativamente por la edad (P > 0,0001), el tratamiento de inducción a la triploidía (P < 
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0,0086) y la interacción de estos factores (P < 0,0155).  Valores significativamente mayores se 
presentaron en los animales del control, mientras que los menores fueron registrados en el 
tratamiento de CB (Figura 10). 
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Figura 10. Porcentaje de embriones o larvas de A. nucleus en diferentes fases desarrollo procedentes de 
cigotos inducidos y no inducidos a la triploidía. Letras iguales indican falta de diferencias significativas (P > 
0,05). Las barras de error representan el error estándar. 
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6.3 Anomalías del desarrollo embrionario 
En los tratamientos en que se usó DMSO (CB y control DMSO) se encontró que una 
proporción importante de cigotos que atravesó el tamiz de 20 µm usado para los enjuagues, 
por lo que fue necesario usar uno de 10 µm para retenerlos, sin embargo bajo microscopio 
lucían morfológicamente normales en tamaño y forma circular.  
En los embriones derivados de cigotos tratados con CB se observaron anormalidades 
morfológicas desde el primer clivaje, dando como resultado blastómeros separados y 
pequeñas protuberancias, micrómeros o lóbulos polares alrededor de los mismos (Figura 
11A), así como una membrana despegada de los blastómeros (Figura 11B), etapa donde 
normalmente se forma un embrión solo con dos blastómeros sin que se observe la 
membrana separada (Figura 11C).  En el segundo clivaje se observó la presencia de un 
exceso anormal de micrómeros muy pequeños y de diámetros diferentes (Figura 11 D y E), 
los cuales normalmente no deberían ser más de cuatro (Figura 11F).  En el tercer clivaje se 
mostraron más micrómeros de lo normal, bastantes separados y de variables tamaños 
(Figura 11 G y H) donde normalmente se verifican más unidos y con tamaños similares 
(Figura 11I).  En el estadío de blástula, varios de los micrómeros tienen una posición 
anormalmente excéntrica lo que confieren a la blástula una forma de pera o blastómeros 
que sobresalen de la periferia dando la impresión de “orejas” (Figura 11 J y K) muy 
diferente a la ovoide normal (Figura 11L).  Además, las larvas trocófora tratadas con CB no 
podían nadar con normalidad y a menudo giraban en el mismo lugar y en la etapa de larvas 
D sus movimientos eran lentos o retardados. 
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Figura 11. Embriones de A. nucleus tratados con CB y el grupo control: A, B y C, Primer clivaje, D, E y F, 
Segundo clivaje, G, H y I, Tercer clivaje, J, K y L, Blástula. 
 
6.4 Supervivencia y crecimiento larvario 
El porcentaje de larvas D obtenido luego de 20 horas en los tratamientos y controles con 
relación al número de ovocitos colocados inicialmente estuvo entre 0,2 y 48,1% (Figura 
12). Se encontró un efecto significativo de los diferentes tratamientos sobre el porcentaje de 
larvas D (gl = 4, F = 3,89 P < 0,05).  Valores significativamente menores fueron obtenidos 
en los tratamientos con CB y 18°C en comparación con los presentados con 6DMAP y el 
control, mientras que los del control DMSO fue intermedio entre ambos grupos (Figura 12). 
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Figura 12. Porcentaje promedio de larvas D de A. nucleus procedentes de cigotos inducidos y no inducidos a 
la triploidía. Letras iguales indican falta de diferencias significativas (P > 0,05). Las barras de error 
representan el error estándar. 
 
El cultivo larvario duró entre 11 y 13 días, exceptuando el tratamiento con CB en el cual no 
se encontraron larvas a partir del día 9.  La supervivencia promedio acumulada al final del 
cultivo larvario varió entre 10 y 52% entre los tratamientos y controles (Figura 13). La 
inducción a la triploidía afectó de forma significativa la supervivencia (gl = 4, F = 7,30 P < 
0,01).  La supervivencia más alta se presentó en el control, en el tratamiento con 6DMAP 
se obtuvo un valor intermedio, mientras que con CB se registró el menor valor (Figura 13). 
Las supervivencias del tratamiento térmico del control DMSO presentaron valores 
intermedios y similares a los obtenidos con el 6DMAP y CB.  La longitud de las larvas al 
final del cultivo osciló entre 110 y 216 µm (Figura 14), mientras que las tasas de 
crecimiento estuvieron entre 1,3 y 4,8 µm día-1.  El crecimiento en longitud no fue 
influenciado significativamente por los tratamientos de inducción a la triploidía (gl = 4, F = 
1,55, P = 0,1956). 
39 
 
0
20
40
60
80
100
120
0 2 4 6 8 10 12 14
Su
pe
rv
iv
en
ci
a 
 a
cu
m
ul
ad
a 
(%
)
Edad (d)
6DMAP CB 18°C Control DMSO Control
c bc
bc
a
b
80
100
120
140
160
180
200
220
240
0 2 4 6 8 10 12 14
Lo
ng
itu
d 
(µ
m
)
Edad (d)
A
B
 
Figura 13. A. Variación en la supervivencia acumulada de las larvas de A. nucleus procedentes de cigotos 
inducidos y no inducidos a la triploidía. B. Variación en la longitud de larvas de A. nucleus procedentes de 
cigotos inducidos y no inducidos a la triploidía. Letras iguales indican falta de diferencias significativas (P > 
0,05). Las barras de error representan el error estándar.  
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6.5 Supervivencia y crecimiento de postlarvas recuperadas 
Luego de 2 meses de asentamiento y cultivo postlarvario, el porcentaje de postlarvas 
recuperadas estuvo entre 0,3 y 2,7% (Figura 15A), siendo estadísticamente similares los 
valores obtenidos en los tratamientos y controles (gl = 3, 1, F = 0,94, P = 0,4671).  La 
longitud de las postlarvas recuperadas varió entre 14,6 y 16,8 mm (Figura 15B), 
correspondiendo a tasas de crecimiento entre 0,2 y 0,3 mm día-1.  La longitud de las 
postlarvas recuperadas estuvo afectada significativamente por los tratamientos de inducción 
a la triploidía (gl = 3, F = 5,53, P = 0,0012).  Los grupos control DMSO y el tratado con 
choque térmico presentaron valores significativamente mayores que el control, mientras 
que el grupo tratado con 6DMAP presentó una talla intermedia y estadísticamente similar a 
la de los otros grupos (Figura 15B).  La densidad de pediveliger asentadas por colector 
disponible osciló entre 520 y 10,266 (Figura 15C).  Se encontraron correlaciones negativas 
significativas de esta variable con respecto al porcentaje de postlarvas recuperadas (n =12, r 
=-0,4194, P =0,1747) y su longitud (n =12, r =-0,5524, P =0,0625). 
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Figura 14. A. Porcentaje de postlarvas recuperadas de A. nucleus. B. Longitud de la concha de postlarvas 
recuperadas de A. nucleus a los 2 meses post inicio de fijación procedentes de cigotos sometidos a dos 
métodos de inducción a triploidía. C. Densidad de pediveliger fijadas por número de colectores de cigotos 
inducidos y no inducidos a la triploidía. Letras iguales indican falta de diferencias significativas (P > 0,05). 
Las barras de error representan el error estándar. 
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Entre los meses de diciembre de 2015 y marzo de 2016 en que se hizo el cultivo 
postlarvario en el mar, se registraron valores de temperatura entre 25 y 26°C, salinidad 
entre 35 y 37‰, seston entre 1,7 y 4,8 mg L-1 y el contenido de materia orgánica del seston 
(MOP)  entre 27 y 61%. No se encontraron correlaciones significativas entre el porcentaje 
de juveniles recuperados o su tasa de crecimiento, con la temperatura (n = 9, r = 0,0641, P 
= 0,8700), salinidad (n = 9, r =-0,0711, P = 0,8557), seston, ni contenido orgánico de éste 
(n=9, r= 0,0693, P = 0,8594). 
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7. DISCUSIÓN 
Porcentaje de larvas triploides 
La obtención de larvas triploides de Argopecten nucleus mediante la inhibición química y 
física de la expulsión del segundo cuerpo polar de los cigotos, es el primer reporte en esta 
especie y en pectínidos, usando choque térmico.  Esto demuestra la factibilidad de la 
utilización de estos métodos para producir larvas triploides en esta especie, al igual que se 
ha demostrado en otros pectínidos como Argopecten ventricosus (Ruíz-Verdugo et al., 
2000), Chlamys varia (Barón et al., 1989), Nodipecten subnodosus (Maldonado-Amparo et 
al., 2004) y Placopecten magellanicus (Desroisers et al., 1993), usando agentes químicos. 
Los mayores porcentajes de larvas triploides obtenidos mediante la aplicación de estímulos 
químicos (27%) en comparación con el choque térmico (14%) estuvieron asociados con el 
mayor tiempo de exposición que se suministró en la inducción química (15 min.) en 
comparación con la térmica (10 min.). Tanto los estímulos químicos (6DMAP y CB) como 
el térmico afectan la polimerización de los microtúbulos que conforman el huso 
acromático, impidiendo el desplazamiento de los cromosomas y por ende la extrusión del 
cuerpo polar (Beaumont y Fairbrother, 1991; Desroisers et al., 1993; Piferrer et al., 2009).  
Aparentemente, la inhibición de la polimerización de los microtúbulos es reversible una vez 
son eliminadas las sustancias químicas de las células (Dufresne et al., 1991; Planchais et al., 
2000) o la temperatura normal es restablecida (Pickering et al., 1990).  Considerando que el 
choque térmico fue aplicado por un menor tiempo que los estímulos químicos (10 vr. 15 
min) y que es posible que su acción pueda ser suspendida más rápidamente al restablecer la 
temperatura normal del agua que con los agentes químicos que deben atravesar la 
membrana celular para ser eliminados de los cigotos por dilución, sus efectos en muchos de 
los cigotos tratados pudieron ser reversibles una vez se suspendió el estímulo, 
restableciéndose antes que en los otros tratamientos la polimerización de los microtúbulos 
del huso mitótico así como el movimiento de los cromosomas para que ocurriera la 
formación del segundo cuerpo polar y dando como resultado menores porcentajes de larvas 
triploides.  Estos resultados coinciden con los encontrados en Mytilus edulis (Beaumont y 
Kelly, 1989), Pinctada fucata martensii (Wada et al., 1989), Ostrea cucullata (Zhinan, et 
al., 1994) y Tapes semidecussatus (Gosling y Nolan, 1989). 
44 
 
 
Aunque la estimulación térmica resultó ser menos eficaz que la química para la obtención 
de larvas triploides de A. nucleus, éste es un método mucho más económico y sencillo de 
implementar.  Además, es posible que su optimización, aplicando mayores tiempos de 
estimulación (entre 15 y 20 min.) y/o usando temperaturas menores (6,5 °C) o altas 
temperaturas (30-38°C) permitan elevar estos valores a niveles superiores al 50%, como los 
que se han reportado en Mytilus edulis (Yamamoto y Sugawara, 1988), Mytilus 
galloprovincialis (Scarpa et al., 1994), Pinctada fucata martensii (Wada et al., 1989) y 
Tapes semidecussatus (Gosling y Nolan, 1989). 
 
Los valores obtenidos dentro de este estudio para A. nucleus sobre los porcentajes de larvas 
triploides (14 y 39%) son menores a los obtenidos en otros bivalvos (Tabla 1).  Tales 
resultados pueden atribuirse a que al ser el primer estudio realizado sobre el tema en esta 
especie, la concentración y/o tiempo de exposición de cada estímulo inductor a la triploidía 
pudo no ser la más apropiada, como se ha podido verificar en otros estudios exploratorios 
(Stanley et al., 1981; Allen et al., 1986; Beaumont, 1986; Beaumont y Kelly, 1989).  La 
optimización de estas metodologías suele permitir la obtención de mayores valores de 
larvas triploides, entre el 94 y 100 %, como se ha logrado en otras especies de moluscos 
(Shatkin y Allen, 1989; Desroisers et al., 1993; Scarpa et al., 1994; Maldonado-Amparo et 
al., 2004). 
Desarrollo embrionario y larvario 
El retardo en el desarrollo de los embriones y larvas de A. nucleus derivados de cigotos 
inducidos a la triploidía química o físicamente ha sido previamente reportado para otros 
bivalvos como Argopecten purpuratus (Canello et al., 1992), Crassostrea gigas (Quillet y 
Panelay, 1986), Crassostrea virginica (Stanley et al., 1981) y Mytilus edulis (Beaumont y 
Kelly, 1989).  Este fenómeno puede atribuirse a que todos estos estímulos no solo impiden 
el movimiento de los cromosomas necesario para la formación del segundo cuerpo polar, 
sino que también retardan la unión de los pronúcleos masculino y femenino (anfimixis), 
requerida para iniciar el proceso de segmentación.  Estos tratamientos inhiben la 
polimerización de los microtúbulos que transportan a los cromosomas, así como la de los 
microfilamentos de actina necesarios para el movimiento de los pronúcleos que son 
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desplazados por acción de la miosina (Reinsch y Karsenti; 1997; Sun y Schatten, 2006; 
Kawashima et al., 2014).  El retraso de estos procesos y consecuentemente del inicio de la 
segmentación se vio reflejado en el retraso normal en el desarrollo de los embriones de A. 
nucleus durante las primeras 20 horas de vida. 
 
Las más bajas tasas de desarrollo de los embriones y larvas de A. nucleus obtenidas en el 
tratamiento con CB pueden relacionarse con la mayor dificultad para eliminar de la célula 
esta sustancia y suspender su acción.  La CB tiene un mayor peso molecular en 
comparación con el 6DMAP (479,6 vr. 163,09 g mol-1; Smith y Yue, 2006; Trendowski et 
al., 2015), por lo que requirió de un detergente, el DMSO, para ingresarla y sacarla de la 
célula, aumentando la permeabilidad de la membrana.  Es posible que el efecto del DMSO 
haya tenido una corta duración y que la CB haya tenido mayor dificultad para atravesar la 
membrana celular y salir del cigoto una vez se suspendió el tratamiento, manteniendo su 
efecto de bloqueo de la anfimixis y la primera segmentación por un periodo más 
prolongado.  Resultados similares a los obtenidos han sido reportados para Chlamys farreri 
(Yang et al., 2000), Crassostrea gigas (Downing y Allen, 1987), Crassostrea virginica, 
(Stanley et al., 1981), Mytilus galloprovincialis (Scarpa et al., 1994), Ostrea edulis 
(Gendreau y Grizel, 1990), Pinctada fucata martensii (Wada et al., 1989) y Ruditapes 
philippinarirm (Dufey y Diter, 1990). 
 
La presencia de anormalidades morfológicas tales como blastómeros separados con 
pequeñas protuberancias, micrómeros o lóbulos polares alrededor de los mismos, así como 
movimientos lentos y/o retardados en las larvas trocófora procedentes del tratamiento con 
CB concuerdan con lo hallado en Crassostrea gigas (Downing y Allen, 1987), Crassostrea 
virginica (Stanley et al., 1981), Tapes semidecussatus (Gosling y Nolan, 1989) y Pinctada 
fucata martensii (Uchimura et al., 1989).  Se sabe que el desarrollo embrionario normal en 
organismos con segmentación determinada o en mosaico como la que se da en moluscos 
(Jurd, 1997), depende de la localización de los determinantes morfogénicos (RNAm) en el 
ovocito (Sun y Schatten, 2006). Específicamente, los microfilamentos de actina son los 
encargados de distribuir estos ácidos nucléicos, estableciendo una polaridad en la célula, la 
cual incidirá en el destino específico de los blastómeros del huevo (Rongo y Lehmann, 
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1996).  La perturbación de la organización de los microtúbulos inducida por la CB, pudo 
alterar la distribución normal de los determinantes morfogénicos, afectando el destino de 
los diferentes blastómeros y su normal división. 
 
El paso a través del tamiz de los cigotos de A. nucleus tratados con DMSO no ha sido 
reportado previamente en otros trabajos de inducción a la triploidía en moluscos, no 
obstante ha sido observado en Argopecten purpuratus (Winkler com. pers.). El DMSO 
aumenta la flexibilidad de las membranas celulares y su permeabilidad al agua y a los 
lípidos (Nortman et al., 2006). Luego, es posible que los cigotos con membranas más 
flexibles tratados con el DMSO al ser expuestos a la presión del agua sobre un tamiz hayan 
adoptado una forma ovoide temporal que les haya permitido atravesar el mismo, no 
verificándose ningún cambio de forma o tamaño cuando fueron observados bajo el 
microscopio.  No obstante, esta flexibilización de la membrana se revierte antes de las 24 
horas, ya que en ese momento se utilizó el tamíz normalmente usado (40 µm) y no se 
verificó que éstas lo atravesaran. 
 
Supervivencia y crecimiento larvario 
La reducción de la supervivencia de las larvas de A. nucleus inducidas a la triploidía 
química y físicamente es un fenómeno que ha sido explicado por la generación de 
organismos aneuploides, o con cromosomas de más (Wada et al., 1989; Toro et al., 1995), 
los cuales en su mayoría mueren antes de llegar a larva D o antes de los siete días de cultivo 
(Meng et al., 2012).  Estos resultados también han sido obtenidos en otros bivalvos como 
Argopecten irradians (Tabarini, 1984), Argopecten purpuratus (Toro et al., 1995), 
Argopecten ventricosus (Ruiz-Verdugo et al., 2000), Chlamys farreri (Yang et al., 2000), 
Crassostrea gigas (Desroisers et al., 1993); Crassostrea virginica (Stanley et al., 1981), 
Mytilus edulis (Beaumont y Kelly, 1989), Mytilus galloprovincialis (Scarpa et al., 1994), 
Nodipecten subnodosus (Maldonado-Amparo et al., 2004), Pecten maximus (Beaumont, 
1986) y Ruditapes philippinarum (Dufey y Diter, 1990). 
 
La menor supervivencia e inviabilidad de las larvas de A. nucleus derivadas de cigotos 
tratados con CB sugiere que esta sustancia tiene un efecto tóxico en las larvas de A. nucleus 
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cuando se usa a concentraciones mayores a 0,5 mg L-1 y por tiempos de exposición mayores 
o iguales a 15 min.  Es posible que bajo estas condiciones, las anormalidades morfológicas 
generadas en los embriones por el CB causen también anormalidades en el funcionamiento 
de los procesos vitales que permiten que los embriones y larvas sobrevivan.  La Estos 
resultados coinciden con lo obtenido en Argopecten purpuratus (Tabarini, 1984), Chlamys 
farreri (Yang et al., 2000), Crassostrea gigas (Desroisers et al., 1993; Melo et al., 2015) y 
Ostrea edulis (Gendreau y Grizel, 1990). 
 
La falta de influencia de los diferentes tratamientos de inducción a la triploidía sobre el 
crecimiento de las larvas de A. nucleus puede deberse a una falta de efecto de la triploidía 
sobre el crecimiento en esta edad o a los bajos porcentajes de larvas triploides obtenidos en 
los tratamientos probados (< 39%).  El mayor crecimiento de los moluscos triploides en 
comparación con los diploides se ha explicado principalmente por la asignación de la 
energía disponible exclusivamente al crecimiento somático, en lugar de asignar una parte 
de la misma al crecimiento gonadal, como ocurre normalmente en los diploides (Allen y 
Downing, 1986; Mason et al., 1988; Wang et al., 2002).  No obstante, el desarrollo de los 
primordios gonadales en pectínidos comienza en la fase de postlarva (Shumway y Parsons, 
2006), por lo que tanto las larvas diploides como las triploides derivarían toda la energía 
disponible al crecimiento somático, no observándose diferencias significativas en su 
crecimiento en esta fase.  De otro lado, es muy posible que al tener una mezcla de alrededor 
de 2 partes de larvas diploides por una de larvas triploides en los tratamientos, al tomar las 
muestras para medir la longitud de las mismas, se hubiesen seleccionado más larvas 
diploides que triploides, dando como resultado un crecimiento similar.  Los resultados de 
este estudio coinciden con lo hallado para Argopecten purpuratus (Toro et al., 1995), 
Chlamys farreri (Yang et al., 2000), Chlamys varia (Barón et al., 1989), Crassostrea gigas 
(Desroisers et al., 1993), Ostrea edulis (Gendreau y Grizel, 1990), Mytilus 
galloprovincialis (Scarpa et al., 1994) y Pinctada fucata martenssi (Wada et al., 1989). 
 
Supervivencia y crecimiento postlarvario 
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La falta de influencia del suministro de inductores a la triploidía sobre la supervivencia de 
las postlarvas recuperadas de A. nucleus concuerda con lo encontrado en Tapes 
philippinarum (Laing y Utting, 1994) y Argopecten irradians (Tabarini, 1984). Es posible 
que en esta fase ya no persisten los organismos aneuploides de los grupos inducidos y las 
condiciones diploide y triploide, no confieren ventaja adaptativa alguna a los grupos 
tratados y control. 
Los mayores valores de crecimiento de las postlarvas de A. nucleus en el tratamiento de 
choque térmico y el control DMSO en comparación con los de las no tratadas, así como la 
similitud en el crecimiento de las postlarvas del control y las tratadas con 6DMAP no 
parece explicarse por un mayor crecimiento de los ejemplares triploides, dado que en el 
control DMSO no habían ejemplares triploides y el 6DMAP tenía mayor porcentaje de 
triploides que el de 18 °C.  La correlación negativa hallada entre la longitud de las 
postlarvas y la densidad de larvas pediveliger por unidad de colector disponible para el 
asentamiento sugiere que el patrón del crecimiento observado entre los tratamientos y 
controles obedecen a un efecto densodependiente en el cual las postlarvas sembradas a 
mayores densidades por unidad de colector en los grupos 6DMAP y grupo control muy 
posiblemente estuvieron sometidas a un mayor estrés dada la competencia por espacio que 
los grupos de 18°C y control DMSO. 
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8. CONCLUSIONES 
 Por primera vez se logró la producción de larvas triploides de Argopecten nucleus, 
inhibiendo la expulsión del segundo cuerpo polar de los cigotos, mediante la 
aplicación de estímulos químicos y térmicos. 
 En pectínidos, se logró por primera vez la generación de larvas triploides usando 
estimulación térmica. 
 Los mayores porcentajes de larvas triploides fueron obtenidos con los estímulos 
químicos: 6DMAP (39%) y CB (21%), mientras que los menores fueron con choque 
térmico a 18°C (14%). 
 El uso de inductores químicos (6 DMAP y CB) y térmicos (18°C) afectó 
negativamente la supervivencia de las larvas de A. nucleus, mientras que no tuvo en 
efecto alguno sobre su crecimiento en longitud. 
 
 La inducción a la triploidía con CB a1mg L-1 y por 15 minutos, presentó un efecto 
tóxico en los embriones y larvas de A. nucleus, ocasionando anormalidades 
morfológicas, un retraso en el desarrollo así como su muerte a los 9 días de edad. 
 El suministro de inductores a la triploidía no influyó sobre la supervivencia de las 
postlarvas recuperadas de A. nucleus. 
 
 Los mayores valores de crecimiento de las postlarvas de A. nucleus se obtuvieron en 
el tratamiento térmico y en el control DMSO, no estando asociado a la presencia de 
ejemplares triploides en los mismos sino a un efecto densodependiente. 
 
 Aunque la obtención de larvas triploides fue factible en A. nucleus, sus bajos valores 
de supervivencia y falta de evidencia de incremento en el crecimiento en larvas y 
postlarvas, hacen pensar que esta herramienta no provee ventajas productivas en 
estas etapas del desarrollo.  No obstante, se hace necesaria la evaluación del 
crecimiento diferencial de diploides y triploides en etapas juvenil y adulta, a fin de 
tener resultados concluyentes. 
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